




























fibers and 13% reduction  in  type  IIX  fibers  in TC of ER rats. Decreased size of  type  I  fibers and 




with  the  oxidative profile  in  SOL.  In  conclusion, ER preserves  skeletal muscle mass,  improves 











proteins as a  source of energy  [2,3]. However, other  reports have shown  that ER may 
have benefits on  skeletal muscle, particularly  in preventing age‐related  loss of muscle 
mass [4–7]. A variety of mechanisms have been proposed to explain the beneficial effects 



































subsequently  is metabolized  in  the  liver  to 25(OH)‐cholecalciferol  (25(OH)‐vitamin D). 
The  25(OH)‐vitamin  D  is  further  hydroxylated  in  the  kidney  to  produce 
1,25(OH)2‐cholecalciferol (1,25(OH)2‐vitamin D), which is the major active metabolite of 
vitamin D [13]. 
In  addition  to  its bone  actions, vitamin D plays  an  important  role  in other body 
systems,  including  the  skeletal muscle  [14]. Several  studies have  found an association 
between  vitamin D deficiency  and myopathy  or muscle weakness  [15–17]. Moreover, 


































Metabolized Energy (%)     
Carbohydrates  66  34 
Protein    24  52 
Fat  10  14 
  








in order  to achieve 40% ER when  compared with  the  control group. The  experiments 
lasted 200 days. At the end of the study, rats were fasted for 12 h (food was withdrawn at 
20:00)  and  sacrificed  by  exsanguination  under  general  anesthesia  (inhaled  isoflurane, 
IsoVet, Braun, Spain) to obtain blood samples from the abdominal aorta and tissue sam‐




Muscles were  obtained  at  the  time  of  sacrifice. Tibialis  cranialis  (TC)  and  soleus 
(SOL) were chosen as representative muscles of fast‐twitch and slow‐twitch phenotypes, 
respectively.  Both muscles  were  dissected  and  wet  weighted. Muscle  somatic  index 
(MSI), used as a predictor of sarcopenia, was obtained by calculating the muscle weight 
(mg) to body weight at the time of sacrifice (g) ratio. 









serially  cut  in 10  μm  sections with a  cryostat  (Frigocut; Reitchert  Jung, Nubloch, Ger‐
many) at a working temperature of ‐20 °C. Two histochemical methods previously vali‐
dated for rat skeletal muscle [25] were used for fiber‐type identification: myofibrillar ac‐
id‐ATPase  (mATPase) and  succinate dehydrogenase  (SDH). These  two  stains quantify 
contractile  (mATPase)  and  oxidative  (SDH)  enzyme  activities.  Stained  sections were 








liability of histochemical  enzyme activity determinations,  the variability on  three  con‐
secutive  sections  for  the  SDH  histochemical  reaction was  checked  by  repeated meas‐
urements  of  the  same  individual  fibers.  Only  coefficients  of  variation  for  triplicate 
measurements of ODs below 5% were accepted in the present study; this demonstrated 
the high analytical precision  that can be achieved  for  the measurement of  fiber OD on 
enzyme histochemical sections. 
Since  oblique  orientation  of  fibers  can  occur when  cutting muscle  samples,  both 
cross  sectional  area  (CSA)  and  lesser  fiber diameter were used  to measure  fiber  size. 
Lesser fiber diameter is defined as the maximum diameter registered in the region where 
fiber shows  the minor visual size and  is designed  to avoid  the distortion  that happens 
when fibers are not in transversal section. Each measurement was performed manually 












FGF23  (Kainos  Laboratories,  Tokyo,  Japan).  Plasma  levels  of  25(OH)‐vitamin  D  and 
1,25(OH)2‐vitamin D were determined by  radioimmunoassay  (Immunodiagnostic  Sys‐
tems Ltd., Boldon, UK). Assay performance was as follows: 25(OH)‐vitamin D: specificity 
= 100% for 25(OH)‐vitamin D3 and 75% for 25(OH)‐vitamin D2; sensitivity = 1.2 ng/mL. 






USA) was  done  according  to  the manufacturer’s  instruction. Quantification was  per‐
formed  by  spectrophotometry  (ND1000,  Nanodrop  Technologies,  Wilmington,  DE, 
USA). Fifty nanograms of total RNA were used to analyze mRNA expression in the Light 

































































































Changes  of  fiber‐type  composition  in  TC  were  also  well  correlated  to  plasma 












ER promoted  lack of continuous growth of postural muscles,  the MSI was,  in  fact,  in‐
creased. Moreover, after ER, fast‐twitch muscles tended to evolve to a slower phenotype. 






function  [28,29]. To  avoid  this  limitation  and  to  isolate  the  effect of  energy  intake on 
muscle,  in  the  present  study,  rats were  fed  a  hypocaloric  diet  that  provided  normal 
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teins  is a  factor  in promoting muscle protein  synthesis and preventing  loss of muscle 
strength associated with aging [30]. 
The effect of ER on skeletal muscle mass is controversial. A number of studies have 
reported  that ER  reduces muscle weight  and  size  [31–34],  but  this  outcome has  been 
shown to change over time and is not consistent in all muscles [33,35]. Our results agree 
with these reports since we observed a decrease in muscle mass in SOL but not in TC. The 
disparity may be  explained by  the  function of  each muscle. SOL  is a postural muscle 
whose main function is to support body weight; therefore, the reduction of body weight 




preferentially by physical activity  [38]. All  these data seem  to  indicate  that  the muscle 
atrophy observed after ER  is more  likely related  to decreased body weight  than  to di‐
minishing energy availability. 




face  of  severe  ER. Moreover,  the  higher MSI  should  provide  functional  advantages 
[40,41]. 
For  this  study, we  selected  two muscles with different  contractile  and metabolic 
phenotypes, SOL and TC. SOL is a slow‐twitch muscle mostly composed by type I fibers 
while TC  is  a  fast‐twitch muscle with  a predominance of  type  II  fibers. Phenotype of 
skeletal muscle is not static and can be modulated by different factors such as nutrition, 


















to be  involved  in  skeletal muscle  function and growth  [49,50] and has been  shown  to 
induce hypertrophy of muscle fibers [51]. Thus, the increase in 1,25(OH)2‐vitamin D lev‐
els  found after ER  is  likely  to produce anabolic effects on muscle. Vitamin D has been 
reported  to  influence muscle phenotype by modulating  the number of  type  IIA  fibers 
[50,52]. Interestingly, we found that the increase in the percentage of type II fibers after 
ER was strongly correlated to plasma 1,25(OH)2‐vitamin D levels. These data are also in 
agreement with  a  recent  study  showing  that  1,25(OH)2‐vitamin D  administration  cor‐
rected  the changes  induced by uremia  in  the skeletal muscle of  rats and  increased  the 
percentage of type IIA fibers [24]. 
The mechanisms by which 1,25(OH)2‐vitamin D influences muscle phenotype have 
not been  fully elucidated. The action of 1,25(OH)2‐vitamin D on muscle  is  likely  to be 
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mediated by  interaction with  the vitamin D  receptor  (VDR). VDR over‐expression has 
been  reported  to promote muscle anabolism  [53], while VDR knockouts  show muscle 
atrophy [54]. The 1,25(OH)2‐vitamin D stimulates myogenesis through both genomic and 









lism  that  inhibits  the production of active vitamin D by modulating renal enzymes  in‐
volved in 1,25(OH)2‐vitamin D synthesis and catabolism. The data collected in the pre‐
sent study demonstrate  that ER  rats had  significantly higher plasma concentrations of 
1,25(OH)2‐vitamin D than controls. No significant differences between controls and ER 





1,25(OH)2‐vitamin D  catabolism, CYP24a1.  It  is  interesting  to  note  that CYP24a1 was 
down‐regulated even  in  the presence of elevated 1,25(OH)2‐vitamin D, which,  through 
interaction with  kidney VDR,  is  known  to  up‐regulate CYP24a1  [57].  Since  these  en‐
zymes, CYP27b1 and CYP24a1, are directly regulated by FGF23, the increase in plasma 





occur  after  ER.  Although  these  mechanisms  apply  mostly  to  vitamin  D  and 
25(OH)‐vitamin  D,  they  might  also  have  some  influence  on  circulating  levels  of 
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